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 L’ATP est la principale source d’énergie du vivant. Chez les organismes eucaryotes 
photosynthétiques, il est majoritairement produit par les ATP synthétases, dont l’activité est liée aux 
chaînes de transport d’électrons enchâssées dans la membrane interne de la mitochondrie et dans 
les membranes thylakoïdiennes du chloroplaste. Le fonctionnement des chaînes de transport 
d’électrons est directement corrélé à la disponibilité en pouvoir réducteur, principalement le 
NAD(P)H. Ce pouvoir réducteur est issu de la dégradation des structures carbonées. Il peut 
notamment provenir de la dégradation des sucres produits par le cycle de Calvin dans le chloroplaste 
et dégradés par la glycolyse dans le cytoplasme. Les produits de cette dégradation sont ensuite 
utilisés par le cycle de Krebs dans la mitochondrie. Dans une moindre mesure, la dégradation des 
acides gras et des acides aminés permet également de générer du pouvoir réducteur. Ainsi, la 
production d’énergie par les cellules eucaryotes photosynthétiques repose sur un ensemble de voies 
métaboliques dont le fonctionnement est interconnecté ; il s’agit du métabolisme énergétique. 
 Euglena gracilis est une algue secondaire verte, ce qui signifie qu’elle a acquis son 
chloroplaste par endosymbiose entre son ancêtre Euglenozoa phagotrophe et une algue verte de 
type prasinophyte. Cet évènement d’endosymbiose secondaire est en quelque sorte une répétition 
de l’évènement d’endosymbiose primaire beaucoup plus ancien survenu entre l’ancêtre des 
Archaeplastida et une cyanobactérie. Quel que soit l’évènement d’endosymbiose, il s’accompagne de 
transferts de gènes du génome du symbiote vers le génome nucléaire de l’hôte ; on parle alors d’EGT 
(pour Endosymbiotic Gene Transfer). De plus, il existe des transferts de gènes horizontaux qui se 
produisent en dehors de l’évènement d’endosymbiose ; on parle alors de LGT (pour Lateral Gene 
Transfer). Ainsi, les algues telles qu’Euglena gracilis sont dites « complexes » car il s’agit de chimères 
d’au moins deux groupes eucaryotes ; il ne serait donc pas surprenant d’y trouver des voies 
métaboliques inédites. Ce constat nous a donc amenés à la question suivante : dans quelle(s) 
mesure(s) l’intégration du chloroplaste a-t-elle influé sur le métabolisme énergétique suite à 
l’endosymbiose secondaire chez Euglena gracilis ?  
 Nous avons abordé cette question sous trois angles : 
1. l’analyse biochimique de l’influence des conditions de culture sur le métabolisme 
énergétique d’Euglena gracilis ; 
2. l’analyse protéomique de la composition atypique en sous-unités des complexes de sa chaîne 
respiratoire mitochondriale ; 
3. les analyses protéomiques et transcriptomiques de son métabolisme énergétique. 
  
 
 Euglena gracilis pouvant croître sur une large variété de milieux, nous avons testé l’influence 
de plusieurs d’entre eux sur son métabolisme énergétique, en nous intéressant principalement à la 
respiration et à la photosynthèse. Il ressort de nos résultats qu’Euglena gracilis requiert une source 
de carbone exogène, organique ou inorganique, pour atteindre un taux de croissance optimal. En 
outre, quelle que soit la source de carbone testée, l’augmentation de sa concentration initiale 
stimule la respiration. En revanche, une concentration trop élevée en carbone organique induit la 
perte des chlorophylles et la dégénérescence réversible du chloroplaste. Si l’intensité lumineuse ne 
semble pas avoir d’effet drastique sur le métabolisme énergétique d’Euglena gracilis, la présence ou 
l’absence de lumière joue un rôle important. A l’obscurité, comme en présence d’une concentration 
trop élevée en carbone organique, la synthèse des chlorophylles est stoppée, entraînant par 
conséquent une diminution de l’activité photosynthétique. Il semble alors que la proportion en 
complexes photosynthétiques diminue alors que celle des complexes mitochondriaux augmente, 
suggérant une possible compensation au niveau de la production énergétique par la respiration. 
 Ensuite, l’analyse protéomique des complexes mitochondriaux isolés, sous forme native ou 
après séparation de leurs sous-unités constitutives, nous a permis de mettre en évidence une 
composition atypique en sous-unités chez Euglena gracilis, très proche de celle décrite chez les 
kinétoplastidés. En effet, plus de 80 sous-unités additionnelles « spécifiques » ont été décrites chez 
les kinétoplastidés, principalement chez Trypanosoma brucei. Si ces sous-unités se retrouvaient 
aisément au sein des autres espèces kinétoplastidées, elles ne semblaient pas partagées par les 
autres organismes eucaryotes. Or, nos analyses protéomiques et bioinformatiques nous ont permis 
de mettre en évidence que plus de la moitié de ces sous-unités se retrouvent chez Euglena gracilis, 
en plus ou en remplacement de sous-unités additionnelles eucaryotes classiques. Cependant, la 
grande divergence d’un certain nombre de ces sous-unités eucaryotes classiques ne nous permet pas 
d’affirmer que l’ensemble des sous-unités additionnelles communes aux Euglenozoa est 
effectivement spécifique à ce groupe ; il pourrait s’agir de sous-unités extrêmement divergentes. La 
haute masse moléculaire apparente de certains des complexes de la chaîne respiratoire 
mitochondriale d’Euglena gracilis tend à confirmer qu’au moins une partie de ces sous-unités 
additionnelles sont bien spécifiques aux Euglenozoa. 
 Enfin, nos analyses protéomiques et transcriptomiques d’Euglena gracilis dans différentes 
conditions de culture ont permis de fournir (i) un transcriptome plus complet grâce auquel davantage 
de séquences protéiques ont pu être annotées et (ii) des données d’abondance relative en fonction 
des conditions de culture testées pour un ensemble considérable de protéines et de transcrits. De 
ces données, nous avons pu déterminer les grandes lignes du métabolisme énergétique général 
d’Euglena gracilis, et plus spécifiquement du métabolisme énergétique mitochondrial. On observe 
alors que les protéines impliquées dans la photosynthèse sont majoritairement plus abondantes en 
  
 
absence de source de carbone, organique ou inorganique, alors que les protéines impliquées dans la 
respiration sont majoritairement plus abondantes en présence d’une source de carbone. Si les 
enzymes liées à l’assimilation du carbone organique et celles du cycle de Krebs sont stimulées par la 
présence d’une source de carbone, leur abondance diminue à lumière modérée. Par ailleurs, les 
enzymes impliquées dans le cycle du glyoxylate et dans la β-oxydation des acides gras ne semblent 
stimulées qu’en présence d’acétate, à l’obscurité ou faible lumière. Quant aux enzymes impliquées 
dans le métabolisme des acides aminés et dans la voie des pentoses-phosphates, leur abondance 
n’est élevée qu’en présence d’une source de carbone inorganique.  
 En conclusion, les analyses effectuées au cours de cette thèse permettent une meilleure 
compréhension du métabolisme énergétique, et notamment du métabolisme mitochondrial, chez 
Euglena gracilis. Elles ont également permis l’acquisition d’un ensemble conséquent de données 
protéomiques et transcriptomiques qui permettront tant de poursuivre l’analyse du métabolisme 
énergétique général que d’investiguer l’origine phylogénétique des protéines impliquées dans les 
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1. Diversité des eucaryotes 
 
 La phylogénie, qui consiste à étudier les relations de parenté entre les êtres vivants, permet 
la classification des organismes vivants. Dès la publication de la théorie de l’évolution par Charles 
Darwin en 1859 dans « De l’origine des espèces » [1], les biologistes se sont employés à déterminer 
les liens de parenté entre les organismes en fonction de différents critères, à commencer par les 
comparaisons morphologiques, puis à partir de la fin des années 1960 et l’essor de la biologie 
moléculaire, par des comparaisons moléculaires [2]. Depuis lors, de nombreuses classifications ont 
été proposées, regroupant les organismes en divers assemblages de haut niveau. Ainsi, le modèle de 
Carl Woese reconnaît trois domaines : Archaea (= Archaebacteria), Bacteria (= Eubacteria) et Eucarya 
(= Eukaryota) [3]. Les plus récentes divisent le domaine eucaryote en cinq super-
groupes monophylétiques (Figure 1) : Opisthokonta, Amoebozoa, Archaeplastida, SAR 
(Stramenopiles, Alveolata et Rhizaria) et Excavata, et en plusieurs lignées indépendantes, parmi 
lesquelles les plus étudiées sont regroupées dans un groupe ad hoc : CCTH (Crytophyta, Centrohelida, 
Telonemida et Haptophyta) [4, 5].  
 
 





1.1 Opisthokonta et Amoebozoa (Amorphea) 
 Les Opisthokonta et Amoebozoa sont souvent associés en un groupe appelé Amorphea (ou 
Unikonta), auquel s’ajoutent les taxons Apusomonadidae, Breviata, et probablement 
Ancyromonadida [4]. 
 Les Opisthokonta regroupent à la fois des organismes pluricellulaires et unicellulaires. Ils se 
divisent en deux groupes : les Holozoa et les Nucletmycea (ou Holomycota). Au sein des Holozoa, on 
retrouve les Metazoa (ou animaux, tels que Homo sapiens), les Choanomonada (unicellulaires 
formant parfois des colonies, tels que Monosiga brevicollis) et les Ichthyosporea (unicellulaires 
principalement parasites des vertébrés et des invertébrés marins). Parmi les Nucletmycea, on 
retrouve principalement les champignons vrais (ou Fungi, tels que Saccharomyces cerevisiae) et trois 
genres de protistes, dont Nuclearia [4, 5]. Il s’agit du groupe d’eucaryotes le plus étudié et pour 
lequel on dispose du plus grand nombre de données moléculaires : 5 938 1 génomes séquencés sont 
disponibles sur le site du NCBI (http://www.ncbi.nlm.nih.gov), dont principalement des génomes de 
Metazoa (5 295 génomes séquencés). 
 Les Amoebozoa sont des organismes unicellulaires au sein desquels on retrouve les amibes et 
d’autres organismes amiboïdes (myxomycètes et amiboflagellés). Ce super-groupe présente une 
variété considérable de protistes aux morphologies diverses, parfois parasites (Acanthamoeba 
castellanii, Discosea, qui provoque des kératites), avec ou sans mitochondrie, avec un ou plusieurs 
noyaux etc. Il possède cependant beaucoup moins de représentants (parmi lesquels le myxomycète 
modèle Dictyostelium purpureum, Dictyostelia) que celui des Opisthokonta et seulement 14 génomes 
séquencés sont actuellement disponibles sur le site du NCBI (dont 7 génomes de Dictyostelium). 
 
1.2 Archaeplastida (ou Plantae) 
 Les Archaeplastida regroupent l’ensemble des organismes issus de l’endosymbiose primaire 
entre l’ancêtre phagotrophe du groupe et une cyanobactérie. Le chloroplaste peut parfois être réduit 
mais il possède dans tous les cas de la chlorophylle a. On retrouve au sein de ce super-groupe trois 
branches : les Glaucophyta (possédant seulement la chlorophylle a et des phycobilines), les 
Rhodophyta (ou algues rouges, telles que Cyanidioschyzon merolae, possédant la chlorophylle a, des 
caroténoïdes et des phycobilines) et les Chloroplastida (ou Viridiplantae = plantes vertes, présentant 
la chlorophylle a et la chlorophylle b), qui réunissent les Charophyta (ou Streptophyta parmi lesquels 
on retrouve les plantes terrestres) et les Chlorophyta (ou algues vertes, telles que Chlamydomonas 
reinhardtii) [4]. 729 génomes sont actuellement disponibles sur le site du NCBI dont 637 uniquement 
d’Embryophyta (plantes terrestres). 
                                                          





 Le super-groupe des SAR réunit Stramenopiles, Alveolata et Rhizaria. Les Stramenopiles sont 
des organismes unicellulaires ou multicellulaires aux morphologies très variées, dont certaines 
espèces ont acquis la photosynthèse par endosymbiose secondaire entre leur ancêtre phagotrophe 
et une algue rouge. Les Stramenopiles photosynthétiques présentent de la chlorophylle c que l’on ne 
retrouve dans aucun membre des Archaeplastida, et sont parmi les organismes les plus étudiés à 
l’heure actuelle étant donné leur rôle dans la photosynthèse à l’échelle mondiale (principalement les 
diatomées). Les lignées Stramenopiles les plus étudiées sont les Phaeophyceae (= algues brunes), les 
Diatomea (= Bacillariophyceae ou diatomées), les Oomycetes et le genre Blastocystis. Les Alveolata 
sont des organismes exclusivement unicellulaires aux morphologies variées, dont le caractère 
commun est d’avoir des alvéoles corticales. Les trois principales lignées des Alveolata sont les 
Dinoflagellata (= dinophytes), les Apicomplexa et les Ciliophora (= ciliés). Au sein des Alveolata, 
certains organismes ont aussi acquis un chloroplaste par endosymbiose secondaire (voire tertiaire) 
entre leur ancêtre phagotrophe et une algue à plaste rouge. Enfin, les Rhizaria sont un groupe 
d’organismes unicellulaires, dont les principales lignées sont les Cercozoa, au sein desquels se 
retrouvent les Chlorarachniophyta ayant acquis un chloroplaste par endosymbiose secondaire avec 
une algue verte (voir 2.2), et les Retaria [4]. 
 104 génomes de Stramenopiles sont actuellement disponibles sur le site du NCBI, dont 20 de 
Diatomea, 35 d’Oomycetes et 27 de Phaeophyceae. 75 génomes d’Alveolata sont disponibles, dont 
principalement des génomes d’Apicomplexa (53), et seulement 5 génomes de Rhizaria. 
 
1.4 CCTH 
 Les CCTH sont un super-groupe ad hoc au sein duquel sont réunis différents genres ou 
lignées eucaryotes, à savoir : les Centrohelida, les Cryptophyta, le genre Telonema et les Haptophyta. 
Certaines espèces de cryptophytes et toutes les haptophytes possèdent un chloroplaste acquis par 
endosymbiose secondaire avec une algue rouge (voir 2.2) ce qui, pendant des années, a entraîné leur 
classement avec les SAR à tort (ancien groupe des Chromalveolata) [4]. 
 Les données disponibles sur les organismes groupés au sein du groupe CCTH sont très 
parcellaires, avec seulement 4 génomes de Cryptophyta et 4 génomes d’Haptophyta disponibles sur 
le site du NCBI. 
 
1.5 Excavata 
 Les Excavata comprennent deux groupes, les Discoba et les Metamonada, auxquels est 




morphologiques, alors que les études phylogénétiques actuelles ne confirment pas l’appartenance 
du genre Malawimonas aux Excavata [6, 7].  
 Le groupe des Metamonada comprend trois lignées : les Parabasalia (tels que Trichomonas 
vaginalis et Tritrichomonas fœtus), les Fornicata (tels que Giardia intestinalis) et les Preaxostyla (tels 
que Trismatix marinus). Le groupe des Discoba contient également trois lignées : les Jakobida (tels 
que Reclinomonas americana et Andalucia godoyi), les Heterolobosea (tels que Naegleria fowleri et 
Naegleria gruberi) et les Euglenozoa, au sein desquels se retrouvent les kinétoplastidés (tels que 
Trypanosoma brucei, Leishmania major et Crithidia fasciculata), les diplonémidés (tels que 
Diplonema papillatum) et les euglénidés (tels que Euglena gracilis et Euglena longa) (Figure 2).  
 
  
Figure 2 : Diversité des Excavata. Adapté de Walker et al. 2011. 
 
 Les Excavata sont donc un ensemble hétérogène de protistes dont certains sont 
hétérotrophes libres (ex. Diplonema papillatum), d’autres des parasites des animaux et/ou de 
l’Homme, et d’autres enfin des photosynthétiques mixotrophes (ex. Euglena gracilis) [4]. Parmi les 
organismes parasitaires excavés les plus connus, citons Trypanosoma brucei responsable de la 
maladie du sommeil en Afrique et Trypanosoma cruzi responsable de la maladie de Chagas en 
Amérique du sud, Leishmania major responsable de la leishmaniose, Trichomonas vaginalis qui cause 
la trichomonase chez l’Homme et Tritrichomas fœtus qui cause cette même maladie chez les bovins, 
mais aussi Naegleria fowleri ou « l’amide mangeuse de cerveau » responsable de la méningo-
encéphalite amibienne primaire chez l’Homme, Giardia intestinalis responsable de la lambliase ou 
« fièvre du castor » chez l’Homme, et Crithidia fasciculata responsable d’une infection des intestins 





Figure 3 : Génomes mitochondriaux des Jakobidés Reclinomonas americana et Andalucia godoyi. Burger et 
al. 2013. 
 
 Outre cette diversité, les Excavata présentent également une grande variété au niveau des 
mitochondries et organites apparentés (hydrogénosomes et mitosomes). Les trois lignées des 
Metamonada ne possèdent pas de mitochondries, mais des mitosomes pour les Fornicata et 
Preaxostyla et un hydrogénosome pour les Parabasalia [8]. Au sein des Discoba, les Heterolobosea et 
les Jakobidés disposent de mitochondries riches en gènes, la mitochondrie des Jakobidés étant 
souvent présentée comme une mitochondrie ancestrale [9]. En effet, les génomes mitochondriaux de 
Reclinomonas americana et d’Andalucia godoyi contiennent respectivement 98 et 100 gènes 
encodant entre autres 26 sous-unités des complexes de la chaîne respiratoire (ND1-6, ND4L, 
NDUFS1-3,7,8, SH2-4, COB, COX1-3, alpha, gamma, ATPA-C et ATPA6L). De plus, ce sont les seuls 





Figure 4 : Kinétoplaste observé 
en microscopie électronique 
chez Trypanosoma brucei. Grand 
crochet : zone d’exclusion. Petits 
crochet et flèches : filaments 
unilatéraux. Ogbadoyi et al. 
2003. 
Figure 5 : Structure de l’ADNk observée en microscopie 
électronique chez Crithidia fasciculata. a. ADNk lié. Barre 
d’échelle = 0,3 µm. b. ADNk délié par la topoisomérase II. Barre 






Figure 6 : Système d’édition des ARNm du kinétoplaste. Le maxicircle encode le gène. Les minicircles encodent 






 Les Euglenozoa, quant à eux, présentent des mitochondries complexes. Celle des 
kinétoplastidés est présente en un unique exemplaire situé à la base du flagelle. Particulièrement 
grosse, elle s’observe facilement en microscopie électronique, ainsi que son kinétoplaste constitué 
d’ADN condensé (ou ADNk) [12, 13] (Figure 4). L’ADNk est un réseau très complexe de molécules 
d’ADN, appelées maxicircles et minicircles, enchevêtrées les unes aux autres [14] (Figure 5). Il se 
compose de 10 000 à 20 000 minicircles d’environ 1 kb pour 20 à 50 maxicircles d’environ 23 kb. Les 
maxicircles encodent les ARN ribsomiques et les protéines de la chaîne respiratoire ; ils sont donc 
assimilés à l’ADN mitochondrial « classique », alors que les minicircles encodent des ARN guides (ou 
ARNg) nécessaires au système d’édition des ARNm, qui consiste en l’insertion et la délétion 
d’uridines [10, 15, 16] (Figure 6). La taille du génome mitochondrial des diplonémidés est 
extrêmement grande (environ 600 kb chez Diplonema papillatum). Il est lui aussi très particulier 
puisque tous les gènes sont fragmentés et chaque fragment, appelé module, se retrouve sur un 
chromosome circulaire unique (de 5 à 10 kb selon les espèces). Chaque chromosome comprend une 
cassette contenant un module et deux régions non-codantes uniques de part et d’autres du module, 
deux régions spécifiques à la classe du chromosome (A ou B) de part et d’autres de la cassette et 
enfin une région conservée au sein de tous les chromosomes (Figure 7). Les pré-ARNm transcrits à 
Figure 7 : Structure des chromosomes mitochondriaux des 
diplonémidés. Cassette : région spécifique à un chromosome donné. 
Gene module : région codante de la cassette. Unique flanking 
regions : régions non-codantes de la cassette. Class-specific : régions 
spécifiques à une classe (A ou B) de chromosomes. Shared : région 
partagée entre tous les chromosomes. Kiethega et al. 2013. 
 
 
Figure 8 : Epissage et édition des ARNm dans les 
mitochondries des diplonémidés. Exemple du gène 
cox1. m1 à m9 : modules 1 à 9 du gène cox1, chaque 
module (rectangle de couleur) se trouve sur un 





partir de ces chromosomes nécessitent une forme d’épissage permettant la liaison entre deux 
modules adjacents. Cet épissage fait intervenir des ARN anti-sens appelés ARNpp, qui sont chacun 
spécifique à une liaison entre deux modules. Les diplonémidés possèdent également un système 
d’édition permettant l’insertion d’uridines, ainsi que l’ajout d’une queue poly-A au module 3’ 
indépendamment de l’épissage (Figure 8) [17, 18]. Enfin, la taille du génome mitochondrial des 
euglénidés est estimée à 50 – 60 kb et, bien qu’il soit mal connu, il semble y avoir en son sein 
coexistence entre des gènes entiers et des gènes fragmentés. Chaque fragment (ou module) se 
retrouve sur un chromosome linéaire d’environ 4 kb, ce qui laisse penser que les euglénidés 
disposeraient d’un système d’épissage assez similaire à celui décrit chez les diplonémidés. Le génome 
mitchondrial des euglénidés présente en outre de nombreuses régions répétées et ne semble pas 













 La théorie endosymbiotique postule que les chloroplastes et les mitochondries sont issus de 
l’endosymbiose entre un organisme eucaryote et un organisme procaryote (ou eucaryote) qui sera 
alors conservé et transformé en organite plutôt que d’être potentiellement digéré (Figure 9). Cette 
théorie a été avancée par Mereschkowsky au début du XXème siècle pour expliquer l’origine des 
chloroplastes [20], puis a été reprise à la fin des années 1920 pour les mitochondries [21]. Cette 
théorie fut tout d’abord rejetée pour revenir dans les années 1960 [22] et enfin être corroborée par 
les analyses effectuées sur les génomes chloroplastiques et mitochondriaux qui apparaissent comme 
des génomes procaryotes « miniatures » [11, 23]. Dans les années 1970, d’autres théories avaient 
été avancées pour expliquer l’origine de ces organites. Parmi ces théories, l’une proposait que les 
chloroplastes et mitochondries sont issus d’invaginations de la membrane plasmique [24] et une 
autre qu’il s’agissait d’une restructuration des membranes internes de l’ancêtre cyanobactérien des 
eucaryotes [25]. Cependant, depuis les années 1980 et les analyses d’ARNr 16S, la théorie 
endosymbiotique est la plus plausible, proposant les cyanobactéries comme ancêtre des 
chloroplastes et les α-protéobactéries comme ancêtres des mitochondries [26, 27]. En effet, les 
génomes chloroplastiques et mitochondriaux encodent respectivement entre 50 et 200 protéines et 
entre 3 et 67 protéines pour environ 4 000 – 5 000 protéines dans un génome procaryote [11, 23]. 
Ces génomes ont donc été réduits au cours du temps, soit par transfert endosymbiotique de gènes 
(ou EGT pour Endosymbiotic Gene Transfert) du génome de l’organite vers le génome nucléaire de 
l’hôte [28], soit par perte des gènes [29]. A présent, les génomes chloroplastique et mitochondrial 
encodent principalement quelques-unes des sous-unités des complexes impliqués dans les chaînes 
de transfert d’électrons, ainsi que des composants de la machinerie de synthèse des protéines (ARN 
de transfert ou ARNt et quelques ARN ribosomiques ou ARNr) nécessaires à l’expression des 
premières [30]. 
 
2.1 Endosymbioses primaires 
 
2.1.1 Evolution de la mitochondrie 
 La mitochondrie est issue d’un évènement d’endosymbiose primaire unique survenu il y a 
environ 1,5 milliard d’années et ayant conduit au dernier ancêtre commun des eucaryotes (LECA 
pour Last Eukaryotic Common Ancestor) [31]. La nature de l’hôte est encore débattue : il pourrait 
s’agir d’un organisme appartenant au domaine des Archaea ; on a alors apparition de la 
mitochondrie avant celle du noyau au sein de l’eucaryote primitif. L’ « hypothèse de l’hydrogène » 




anaérobie H+-dépendante et une Eubacteria hétérotrophe et anaérobie produisant de l’hydrogène, 
en est un exemple [32]. A l’inverse, si l’hôte est un proto-eucaryote sans mitochondrie (= Archezoa), 
on a alors apparition séquentielle du noyau, puis de la mitochondrie au sein de l’eucaryote primitif. 
La théorie proposant la fusion d’une Archaea et d’une Eubacteria pour la formation du noyau est un 
exemple de ce second scénario [33]. En revanche, tout indique qu’au moins un symbiote bactérien 
est issu du groupe des α-proteobacteria [27, 34]. 
 Entre LECA et les eucaryotes modernes, la mitochondrie a évolué au sein des différentes 
lignées de façon indépendante. On retrouve aujourd’hui différents types de mitochondries et 
d’organites issus des mitochondries : les mitochondries aérobies, les mitochondries anaérobies, les 
mitochondries anaérobies facultatives, les mitochondries productrices d’hydrogène, les 
hydrogénosomes et les mitosomes [8, 35]. Si tout le monde s’accorde sur l’origine α-
protéobactérienne de la mitochondrie, les activités présentes au sein de la mitochondrie ancestrale 
de LECA sont encore discutées et sont fonction des théories proposées pour l’origine des eucaryotes 
[3, 32, 33, 36-41]. La théorie la plus probable serait que LECA disposait d’une mitochondrie 
possédant toutes les activités présentes dans les différents types de mitochondries et organites 
apparentés (hydrogénosomes) actuels ; il s’agirait donc d’une proto-mitochondrie anaérobie 





Figure 10 : Vue générale du métabolisme de l’hydrogénosome. Fd : Ferrédoxine. [1] : Pyruvate:ferrédoxine 
oxydoréductase. [2] : Acétate:succinate coA-transférase. [3] : Succinyl-coA synthétase. [4] : Hydrogénase. 






2.1.1.1 La mitochondrie 
 La mitochondrie est traditionnellement décrite comme un organite cytoplasmique présent 
chez la grande majorité des organismes eucaryotes. Elle possède deux membranes, une externe, lisse 
et perméable aux petites molécules grâce à de nombreux canaux, et une interne, disposant de 
transporteurs membranaires spécifiques, qui présente des invaginations ou crêtes mitochondriales 
qui augmentent considérablement sa surface. Ces membranes délimitent deux compartiments : 
l’espace intermembranaire, à la composition chimique similaire au cytosol, et la matrice. La 
mitochondrie joue un rôle dans l’apoptose (ou mort cellulaire programmée), dans le stockage d’ions 
(calcium, potassium et sodium) ou encore dans la différenciation cellulaire, mais son rôle principal 
est la production d’énergie. En effet, elle est le siège des dernières étapes de la respiration cellulaire 
qui permet la production de 36 à 38 molécules d’ATP pour une molécule de glucose : le cycle de 
Krebs (ou cycle de l’acide citrique), dans la matrice, et la phosphorylation oxydative (dont l’accepteur 
final d’électrons est l’O2), dans la membrane interne (pour plus de détails, voir 3.1 et 3.3). 
 Certaines mitochondries présentent des activités supplémentaires. Les mitochondries 
anaérobies peuvent produire de l’énergie en utilisant d’autres accepteurs finaux d’électrons. Par 
exemple, chez Euglena gracilis, en conditions anaérobies, les électrons du NADH sont transférés à un 
pool de rhodoquinone par le complexe I avant d’être transférés au fumarate par une fumarate 
réductase [42]. Il a également été décrit chez Nyctotherus ovalis (Alveolata, SAR) des mitochondries 
produisant de l’hydrogène qui disposent, en sus d’une forme réduite de chaîne respiratoire 
mitochondriale, d’une hydrogénase à fer qui leur permet d’utiliser les protons comme accepteurs 
finaux d’électrons permettant la production d’H2 [43]. 
 
2.1.1.2 L’hydrogénosome 
 L’hydrogénosome a été décrit pour la première fois en 1973 chez Tritrichomonas fœtus [44]. 
Il s’agit d’un organite à double-membrane, ne possédant généralement pas de génome, sensible à 
l’oxygène et produisant de l’hydrogène et de l’ATP. Les enzymes impliquées dans le métabolisme de 
l’hydrogénosome sont : une enzyme malique convertissant le malate en pyruvate, une 
pyruvate:ferrédoxine oxydoréductase qui convertit le pyruvate en acétyl-coA, une acétate:succinyl-
coA transférase qui transfère le coenzyme-A de l’acétyl-coA au succinate formant de l’acétate et du 
succinyl-coA et, pour finir, une succinyl-coA synthétase qui permet la régénération du succinate tout 
en formant une molécule d’ATP, et une hydrogénase à fer qui réoxyde la ferrédoxine et produit une 
molécule d’H2 (Figure 10) [8]. Au premier abord, mitochondrie et hydrogénosome ne semblent pas 
liés évolutivement. Pourtant la découverte de protéines chaperons dans les hydrogénosomes 
formant un groupe monophylétique avec celles présentes chez les mitochondries (HSP60, HSP70 et 




découverte de la mitochondrie produisant de l’hydrogène chez Nyctotherus ovalis (qui peut être 
assimilée à un hydrogénosome ayant conservé un génome mitochondrial rudimentaire) qui a permis 
de confirmer que les mitochondries et les hydrogénosomes descendent du même organite 
ancestral [43]. 
 
2.1.1.3 Le mitosome 
 Le mitosome présente une double membrane mais ne possède pas de génome et ne 
synthétise pas d’ATP. La seule activité subsistant au sein des mitosomes est la synthèse des clusters 
Fe-S essentiels au fonctionnement des cellules eucaryotes, activité qui se situe classiquement dans 
les mitochondries. Les mitosomes ont également des systèmes d’import des protéines identiques à 
ceux décrits chez les mitochondries. De plus, à l’instar des hydrogénosomes, les mitosomes 
présentent deux des protéines chaperons mitochondriales : HSP60 et HSP70. Il est donc admis que le 
mitosome descend du même organite ancestral que l’hydrogénosome et la mitochondrie. Il s’agit de 
la forme mitochondriale la plus dégénérée [8, 46]. 
 
 
Figure 11 : Les différentes lignées photosynthétiques. 1 et 2 : Endosymbioses secondaires vertes. 
3 : Endosymbiose secondaire rouge. a, b et c : Endosymbioses tertiaires ou quaternaires rouges. 




2.1.2 Evolution du plaste des Archaeplastida 
 Le plaste (= chloroplaste) des Archaeplastida est lui aussi issu d’un évènement unique 
d’endosymbiose primaire survenu entre 1,5 et 1,2 milliards d’années entre l’ancêtre eucaryote des 
Archaeplastida et une cyanobactérie (dont le genre est encore investigué) [31]. Le plaste primaire a 
ensuite évolué de telle sorte que trois principales lignées sont apparues au sein des Archaeplastida : 
les Rhodophyta, les Glaucophyta et les Chloroplastida [4] (Figure 11). 
 Le plaste primaire possède deux membranes, une interne et une externe, qui délimitent deux 
espaces : l’espace intermembranaire et le stroma. Au sein du stroma se trouvent les thylakoïdes, 
pouvant être empilés sous forme de grana, qui sont formés d’une unique membrane qui sépare le 
lumen (ou espace thylakoïdien) du stroma. Le plaste est le siège de la photosynthèse qui prend place 
dans les membranes thylakoïdiennes et du cycle de Calvin dans le stroma. 
 
2.2 Endosymbioses multiples (secondaires et tertiaires) 
 Les évènements évolutifs les plus remarquables impliquant le chloroplaste sont les 
endosymbioses multiples, au moins secondaires, survenues indépendamment les unes des autres au 
cours de l’évolution. La théorie de l’endosymbiose secondaire a été énoncée pour la première fois en 
1981 sur base du nombre de membranes chloroplastiques observées, notamment chez Euglena 
gracilis, qui présente trois membranes chloroplastiques, et sur la présence d’une structure à double 
membrane enchâssée dans le chloroplaste correspondant au noyau dégénéré du symbiote et 
appelée nucléomorphe ; elle se retrouve entre autres chez les Cryptophyta (CCTH) [47]. 
 Deux lignées sont issues d’une endosymbiose secondaire entre un ancêtre eucaryote 
phagotrophe et une algue verte : les Chlorarachniophyceae, qui possèdent également un 
nucléomorphe (Rhizaria, SAR) et les Euglenophyceae (Euglenozoa, Excavata). L’analyse 
phylogénétique des gènes chloroplastiques d’Euglena gracilis et de Gymnochlora stellata 
(Chlorarachniophyceae, SAR) indique que ces deux lignées sont issues d’évènements distincts 
d’endosymbiose secondaire, puisque, outre l’appartenance des ancêtres phagotrophes à des super-
groupes eucaryotes différents, le symbiote d’Euglena gracilis s’apparente aux algues vertes de type 
prasinophyte, alors que celui de Gymnochlora stellata s’apparente aux algues vertes de type 
Ulvophyceae [48]. D’autres lignées photosynthétiques sont issues d’endosymbioses entre un ancêtre 
eucaryote phagotrophe et une algue rouge : les Stramenopiles (SAR), les Alveolata (SAR), les 
Haptophyta (CCTH) et les Cryptophyta (CCTH) [35] (Figure 11) 2. Au contraire des algues secondaires 
vertes, il semblerait que les algues secondaires rouges aient pour origine un évènement 
d’endosymbiose secondaire unique. Le résultat de cet évènement serait ensuite impliqué dans des 
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endosymbioses tertiaires et quaternaires faisant intervenir plusieurs hôtes différents. Cette 
hypothèse, dite « rhodoplex », se base notamment sur la monophylie d’un groupe de gènes qui se 
retrouve dans l’ensemble des chloroplastes complexes rouges [49-51]. Elle a remplacé le modèle 
« chromalvéolé », qui a prévalu entre 2000 et 2010, et postulait une seule endosymbiose secondaire 
rouge, suivie d’une évolution strictement verticale et accompagnée de nombreuses pertes de plastes 
(ex. ciliés, oomycètes) [52, 53]. 
 Euglena gracilis est donc issue d’une endosymbiose secondaire entre son ancêtre Euglenozoa 
phagotrophe et une algue verte de type prasinophyte [54]. Cependant, au sein des euglénidés, seules 
les Euglenophyceae sont phototrophes (hormis les espèces ayant perdu leur chloroplaste, telles 
qu’Euglena longa), les autres phylum pouvant être osmotrophes ou phagotrophes (bactérivores ou 
eucaryovores). Les espèces osmotrophes ou phototrophes ont perdu la possibilité d’effectuer la 
phagotrophie mais possèdent encore pour certaines le « mouvement euglénoïde » (il s’agit de 
déformations cellulaires rythmiques spécifiques aux euglénidés et participant à la phagotrophie) 
hérité de leur ancêtre phagotrophe. Récemment, une espèce d’euglénidé à la fois eucaryovore et 
phototrophe, dont la survie dépend autant de sa capacité à effectuer la photosynthèse que de la 
possibilité de phagocyter sa proie eucaryote (Tetraselmis, Archaeplastida), a été décrite et semble 
donc représenter le maillon entre phagotrophie et phototrophie chez les euglénidés [55] (Figure 11). 
 
 
Figure 12 : Cycles de Krebs et du glyoxylate. Orange : enzymes du cycle de Krebs. Violet : enzymes du cycle du 




3. Métabolisme énergétique 
 
3.1 Le cycle de Krebs 
 Le cycle de Krebs a été décrit pour la première fois en 1937 par Krebs et Johnson [57, 58]. Il 
s’agit d’une série de réactions enzymatiques qui permet d’oxyder l’acétyl-coA entraînant la perte de 
deux carbones et la synthèse de pouvoir réducteur (NADH). L’acétyl-coA peut être issu de la 
dégradation des acides gras, des acides aminés ou celle des sucres (Figure 12).  
 La première étape du cycle de Krebs est catalysée par la citrate synthétase (EC 2.3.3.1) et 
permet la condensation de l’acétyl-coA (composé à deux carbones) et de l’oxaloacétate (composé à 
quatre carbones) en citrate (composé à six carbones). La seconde étape (isomérisation), catalysée 
par l’aconitase (EC 4.2.1.3), transforme le citrate en aconitate puis en D-isocitrate. La troisième 
étape, catalysée par l’isocitrate déshydrogénase (EC 1.1.1.42), transforme l’isocitrate en α-
ketoglutarate ce qui libère un premier carbone (sous forme de CO2) et permet la formation d’une 
molécule de NADH. La quatrième étape est catalysée par l’α-ketoglutarate déshydrogénase (il s’agit 
d’un complexe enzymatique formé par trois sous-unités, l’oxoglutarate déshydrogénase (E1, EC 
1.2.4.2), la dihydrolipoyl succinyltransférase (E2, EC 2.3.1.61) et la dihydrolipoyl déshydrogénase (E3, 
EC 1.8.1.4)) qui transforme l’α-ketoglutarate en succinyl-coA par décarboxylation libérant une 
seconde molécule de CO2 et permettant la formation d’une seconde molécule de NADH. Lors de la 
cinquième étape, la succinyl-coA synthétase (EC 6.2.1.4 ou 6.2.1.5) convertit le succinyl-coA en 
succinate en libérant une molécule de GTP (équivalent à l’ATP). La sixième étape est catalysée par la 
succinate déshydrogénase (il s’agit également d’un complexe de la chaîne respiratoire (voir 3.3.2), 
généralement formé de quatre sous-unités, EC 1.3.5.1) qui permet la formation de fumarate à partir 
du succinate, tout en réduisant les quinones membranaires. L’avant-dernière étape consiste en 
l’hydratation de la double liaison carbone du fumarate pour donner du malate, réaction catalysée par 
la fumarate hydratase (EC 4.2.1.2). Pour finir, lors de la huitième étape, le malate est déshydrogéné 
par une malate déshydrogénase (EC 1.1.1.37 ou 1.1.5.4) pour produire de l’oxaloacétate qui sera ré-
injecté dans le cycle. Cette étape produit également la dernière molécule de NADH. D’un point de 
vue énergétique, le bilan du cycle de Krebs est donc la formation de trois molécules de NADH, une 
molécule de quinone réduite (QH2) et une molécule de GTP pour la perte de deux carbones [59]. 
 
3.2 Le cycle du glyoxylate 
 Le cycle du glyoxylate a été découvert par Kornberg et Krebs en 1957 et est décrit comme un 
cycle de Krebs modifié [60]. Il court-circuite le cycle de Krebs, évitant les étapes de décarboxylation 
et donc la perte de deux carbones par émission de deux molécules de CO2. Le cycle du glyoxylate 




cycle de Krebs en succinate et glyoxylate, et la malate synthase, qui condense le glyoxylate avec une 
molécule d’acétyl-coA pour former du malate [61] (Figure 12). 
 
3.3 La chaîne respiratoire 
 Le NADH produit par le cycle de Krebs dans la matrice mitochondriale est réoxydé par la 
chaîne respiratoire, dans la membrane interne, qui transfère les électrons jusqu’à l’O2. Chez la 
plupart des organismes eucaryotes, la chaîne respiratoire mitochondriale se compose de quatre 
complexes multiprotéiques (I, II, III et IV), ainsi que d’oxydoréductases additionnelles, et 
s’accompagne d’une ATP synthétase (communément appelée F1FO-ATP synthétase, ou complexe V). 
Tout d’abord, les électrons sont transmis du NADH au pool d’ubiquinone par le complexe I (ou 
NADH:ubiquinone oxydoréductase) ou par les NADH déshydrogénases de type II que l’on retrouve 
sur les faces interne et externe de la membrane interne de la mitochondrie chez les plantes, les 
champignons et certains protistes (comme Trypanosoma brucei). Comme mentionné au paragraphe 
3.2, les électrons du succinate sont transmis au pool d’ubiquinone par le complexe II. Ils sont ensuite 
transférés du pool d’ubiquinone réduit au cytochrome c par le complexe III (ou ubiquinol:cytochrome 
c oxydoréductase) puis à l’O2 via le complexe IV (ou cytochrome c oxydase). Chez les plantes, certains 
champignons et de nombreux protistes, il existe également une ou plusieurs ubiquinol oxydase(s) (ou 
oxydase(s) alternative(s), AOX) qui court-circuitent les complexes III et IV en transférant les électrons 
du pool d’ubiquinone réduit directement à l’O2. 
 
 
Figure 13 : Chaîne de transport d’électrons dans la membrane interne mitochondriale des plantes, des 
champignons et de certains protistes. CI : complexe I. CII : complexe II. CIII : complexe III. CIV : complexe IV. 
ND : NAD(P)H déshydrogénases de type II. AOX : Oxydase alternative. UQ : pool d’ubiquinone. Flèches en 




 Le transfert des électrons à travers les complexes I, III et IV est couplé à la translocation de 
protons de la matrice vers l’espace intermembranaire, ce qui crée un gradient électrochimique de 
protons ou force proton motrice (ΔµH+) composé d’un gradient de concentration (ΔpH) et d’un 
potentiel membranaire (ΔΨ). L’énergie associée permet à la F1FO-ATP synthétase de synthétiser de 
l’ATP à partir d’ADP et de phosphate inorganique (Pi). Un potentiel membranaire élevé s’oppose au 
transfert d’électrons, ce qui augmente la durée de vie des semiquinones au niveau des complexes I et 
III. Ces semiquinones transfèrent alors leurs électrons directement à l’oxygène ce qui entraîne la 
formation d’espèces réactives de l’oxygène (ou ROS) extrêmement toxiques pour les cellules. 
Différentes oxydoréductases alternatives (AOX, NDH de type II) permettent en revanche un transfert 
d’électrons non associé à la translocation de protons et donc insensible au ΔΨ (Figure 13) [63]. 
 Il existe plusieurs inhibiteurs bloquant le transfert d’électrons, chacun ciblant les différents 
complexes : roténone et piéricidine pour le complexe I, malonate et thénoyluoroacétone pour le 
complexe II, antimycine A et myxothiazol pour le complexe III, cyanure (KCN) et monoxyde de 
carbone pour le complexe IV, oligomycine et dicyclocarbodiimide (DCCD) pour l'ATP synthétase, 
acide salicylhydroxamique (SHAM), octyl-gallate et n-propyl gallate (PG) pour l'oxydase alternative 
(AOX) [64]. 
 
3.3.1 Le complexe I ou NADH:ubiquinone oxydoréductase 
 Le complexe I ou NADH:ubiquinone oxydoréductase (EC 1.6.5.3) est le complexe 
enzymatique de la chaîne respiratoire mitochondriale possédant la masse moléculaire apparente la 
plus importante (~1 000 kDa). La microscopie électronique a permis de mettre en évidence une 
structure en « L » comportant deux bras, l’un enchâssé dans la membrane interne mitochondriale et 
l’autre formant une protubérance dans la matrice [65]. Ce complexe couple l’oxydation du NADH et 
la réduction de l’ubiquinone à la génération du gradient de protons permettant la synthèse d’ATP par 
l’ATP synthétase et est sensible à la roténone. A l’heure actuelle, grâce aux études menées sur la 
levure Yarrowia lipolytica, une structure en 3 ou 4 modules fonctionnels est proposée : les modules 
N, Q et P, avec le module P pouvant être divisé en deux (PP et PD). Les modules N et Q forment le bras 
périphérique, le premier permet la fixation du NADH et le second celle de l’ubiquinone, les deux sites 
étant liés par une chaîne de sept clusters Fe-S (fer-souffre) qui transfèrent les électrons du NADH à 
l’ubiquinone. Le module P (PP étant la partie proximale et PD la partie distale) forme le bras 
membranaire et semble présenter les quatre différents sites de translocation de protons. La 
séparation spatiale entre le transfert d’électrons et la translocation de protons laisse supposer que 
ces deux mécanismes ne sont pas directement couplés [66, 67]. 
 Le complexe I est décrit comme comportant 45 sous-unités chez les mammifères [68], de 39 




les kinétoplastidés [75, 76]. Quatorze de ces sous-unités se retrouvent chez les α-protéobactéries et 
sont très bien conservées dans les différents super-groupes eucaryotes [77] ; elles constituent les 
sous-unités du « noyau bactérien » des deux bras du complexe. Parmi ces sous-unités, certaines sont 
encore encodées par le génome mitochondrial, leur nombre pouvant varier en fonction des 
organismes (5 chez Chlamydomonas reinhardtii, 7 chez Yarrowia lipolytica et Homo sapiens, 9 chez 
Arabidopsis thaliana et 12 chez Reclinomonas americana), toutes les autres sous-unités étant alors 
encodées par le noyau. En dehors des sous-unités du « noyau bactérien », les autres se retrouvent 
plus ou moins bien conservées, si bien que certaines sous-unités ont longtemps été considérées 
comme spécifiques à certains groupes eucaryotes [78] avant d’être réinterprétées comme 
extrêmement divergentes [79]. 
 
3.3.2 Le complexe II ou succinate:ubiquinone oxydoréductase 
 Le complexe II ou succinate:ubiquinone oxydoréductase (EC 1.3.5.1) est classiquement décrit 
comme le complexe de la chaîne respiratoire mitochondriale présentant le plus faible poids 
moléculaire, avec seulement quatre sous-unités que l’on retrouve chez les bactéries et les eucaryotes 
[80]. Il existe certaines exceptions, comme celle du complexe II décrit chez Arabidopsis thaliana, avec 
7 (ou 8) sous-unités, et celui décrit chez les trypanosomes, présentant 12 sous-unités [81-83]. Il 
couple l’oxydation du succinate à la réduction de l’ubiquinone sans créer de gradient de protons. Il 
participe au transfert d’électrons par la chaîne respiratoire mitochondriale ainsi qu’au cycle de Krebs. 
Le rôle des quatre sous-unités classiques est bien défini : SDH1 est une flavoprotéine qui contient un 
FAD (accepteur d’électrons) et fixe le succinate, SDH2 contient des centres Fe-S qui permettent le 
transfert des électrons du FADH2 à l’ubiquinone, tandis que les sous-unités SDH3 et SDH4 (contenant 
un hème b dont la fonction est encore controversée) sont hydrophobes, ce qui permet l’ancrage du 
complexe sur la face matricielle de la membrane interne mitochondriale, et forment, avec la sous-
unité SDH2, une poche de fixation pour l’ubiquinone où elle peut être réduite [80]. Chez la grande 
majorité des organismes eucaryotes, ces quatre sous-unités sont à présent encodées par le noyau. 
Parmi les exceptions, on retrouve trois sous-unités dans le génome mitochondrial de Reclinomonas 
americana (SDH2, SDH3 et SDH4). 
 
3.3.3 Le complexe III (complexe bc1) ou ubiquinol:cytochrome c oxydoréductase 
 Le complexe III ou ubiquinol:cytochrome c oxydoréductase (EC 1.10.2.2) couple l’oxydation 
du pool d’ubiquinone et la réduction du cytochrome c à la translocation de protons de la matrice vers 
l’espace intermembranaire, ce qui permet la constitution du gradient électrochimique nécessaire à la 
formation d’ATP par l’ATP synthétase. Le complexe III se compose d’une dizaine de sous-unités très 




reinhardtii [84], 10 chez Arabidopsis thaliana [82], 11 chez les mammifères [85], 10 chez les 
trypanosomes [75]), pour une masse moléculaire approximative de 250 kDa, et sa structure est très 
bien définie [85]. Il possède deux sites de fixation pour l’ubiquinone au niveau de la sous-unité 
cytochrome b (COB), le site Qo, sensible au myxothiazol, et le site Qi, sensible à l’antimycine A. Deux 
ubiquinols sont fixés successivement au niveau du site Qo, qui transfère pour chaque molécule 
d’ubiquinol un électron vers les centres Fe-S de la sous-unité Rieske (RIP1) et un électron vers l’hème 
bL de la sous-unité COB, tout en libérant deux H
+ dans l’espace intermembranaire. L’électron des 
centres Fe-S est ensuite transféré à la sous-unité cytochrome c1 (CYT1), qui fixe et réduit une 
molécule de cytochrome c mobile présente sur la face externe de la membrane interne 
mitochondriale. L’électron de l’hème bL est transféré à l’hème bH de la sous-unité COB, puis à une 
molécule d’ubiquinone fixée au niveau du site Qi ; il y a alors formation d’une semiquinone. Pour la 
réduction totale de la molécule d’ubiquinone au niveau du site Qi, il faut un second électron issu de 
la réduction d’une seconde molécule d’ubiquinol, ce qui entraîne la réduction d’une autre molécule 
de cytochrome c, la libération de deux autres H+ dans l’espace intermembranaire et la prise de deux 
H+ dans la matrice. Le bilan final est donc une molécule d’ubiquinol oxydée pour deux molécules de 
cytochrome c réduites et six protons transloqués de la matrice vers l’espace intermembranaire [85]. 
Ces trois sous-unités catalytiques (COB, RIP1 et CYT1) se retrouvent chez les bactéries [86]. Le 
complexe III peut être considéré comme bifonctionnel : en effet, les sous-unités « core » (QCR1 et 
QCR2) appartiennent à la famille multiprotéique des « mitochondrial processing peptidases » (MPP) 
et possèdent bien une activité protéolytique chez les plantes [87]. Les sous-unités supplémentaires 
(QCR6-10) participent simplement à la structure du complexe. Chez tous les eucaryotes, seule la 
sous-unité COB se retrouve encore encodée dans le génome mitochondrial. 
 
3.3.4 Le complexe IV ou cytochrome c oxydase 
 Le complexe IV ou cytochrome c oxydase (EC 1.9.3.1) transfère les électrons du cytochrome c 
à l’oxygène présent dans la matrice mitochondriale, tout en participant à la constitution du gradient 
électrochimique de protons. Ce complexe, sensible au cyanure, est généralement constitué d’une 
dizaine de protéines (12 chez Saccharomyces cerevisiae [88], 13 chez les mammifères [89, 90], 10 
chez Arabidopsis thaliana [82], 10 chez Chlamydomonas reinhardtii [84] et entre 10 et 15 chez les 
kinétoplastidés [91, 92]). Parmi les sous-unités du cœur catalytique (COX1, COX2 et COX3), bien 
conservées à travers les eucaryotes, les sous-unités COX2 et COX3 fixent le cytochrome c, qui 
transfère son électron au premier centre cuivre (CuA) présent au sein de COX2. L’électron est ensuite 
transféré à l’hème a, puis à l’hème a3 couplé au centre CuB de la sous-unité COX1, avant de réduire 
l’O2. Il faut l’oxydation de quatre molécules de cytochrome c, la prise de huit H




libération de quatre H+ dans l’espace intermembranaire pour permettre la réduction d’une molécule 
d’O2 en deux molécules d’H2O [93]. 
 Comme pour le complexe III, les trois sous-unités catalytiques du complexe IV se retrouvent 
chez les bactéries [94] possédant le même type (aa3) de cytochrome c oxydase (il existe des 
cytochrome c oxydases bactériennes présentant d’autres combinaisons d’hèmes : caa3, bo3, bb3, ba3 
et cbb3 [95]) et sont généralement encodées dans le génome mitochondrial des eucaryotes (parmi 
les exceptions, seule COX1 est encodée dans le génome mitochondrial de Chlamydomonas 
reinhardtii). Il s’agit du complexe présentant le plus grand nombre de facteurs d’assemblage 
identifiés jusqu’ici [64] et l’un d’eux (COX11) est encore encodé dans le génome mitochondrial de 
Reclinomonas americana. 
 
3.3.5 L’ATP synthétase 
 L’ATP synthétase (EC 3.6.3.14) est formée de deux domaines : le domaine Fo membranaire, 
qui contient un canal à protons, et le domaine F1, constitué de la partie soluble dans la matrice, qui 
synthétise l’ATP. Ces deux domaines sont reliés par deux bras composés de sous-unités appartenant 
à la fois à Fo et à F1 : le bras central, qui fait partie du rotor de l’enzyme, permet de coupler la 
translocation de protons (Fo) à la synthèse d’ATP (F1), et le bras périphérique ou stator, qui permet de 
stabiliser les deux parties de l’enzyme. Classiquement, la partie F1 est constituée de six sous-unités 
suivant la stœchiométrie α3β3γδε et OSCP, et la partie Fo comprend trois sous-unités suivant la 
stœchiométrie ab2c10-14, ainsi qu’une dizaine de sous-unités additionnelles pouvant être impliquées 
dans la structure du bras périphérique, la formation de dimères ou la régulation de l’activité 
enzymatique (7 chez les mammifères [96] et 11 chez Saccharomyces cerevisiae [97]). Ces dernières 
sous-unités peuvent parfois être remplacées par un ensemble complet de sous-unités additionnelles 
probablement spécifiques à différents groupes d’organismes eucaryotes (9 chez Chlamydomonas 
reinhardtii [98], 14 chez Trypanosoma brucei [99] et 13 chez Tetrahymena thermophila). Les sous-
unités c forment un cercle au sein de la membrane interne mitochondriale et sont accolées à la sous-
unité a contenant le canal à protons. Le passage des protons à travers la sous-unité a (de l’espace 
intermembranaire vers la matrice) entraîne la rotation du cercle de sous-unités c, qui lui-même 
entraîne les sous-unités γ et ε de la partie F1. Les sous-unités α et β s’agencent alternativement 
autour du rotor (principalement la sous-unité γ) et fixent l’ATP ou l’ADP+Pi. Les rotations de la sous-
unité γ induisent trois changements de conformation des sous-unités α et β permettant (i) la fixation 
d’ADP et Pi (ainsi que la libération de l’ATP formé lors du cycle précédent), (ii) leur liaison et (iii) la 
synthèse d’ATP [100-102]. Les sous-unités b et δ sont les composantes principales du stator. L’ATP 
synthétase peut également réaliser la réaction inverse, c'est-à-dire l’hydrolyse de l’ATP (le rotor 




chez différents organismes (mammifères, levures et algues vertes) suggèrent que l’ATP synthétase se 
rencontre sous forme dimérique in vivo, et ce bien qu’elle soit active sous forme monomérique [84]. 
 Chez les bactéries, on retrouve les sous-unités α, β, OSCP (appelée δ), γ, δ (appelée ε), a, b et 
c. On peut retrouver les sous-unités a et c encore encodées dans le génome mitochondrial des 
eucaryotes. Chez Reclinomonas americana, en plus de ces trois sous-unités, on trouve également α, γ 
et b encodées dans le génome mitochondrial. 
 
3.3.6 Les voies alternatives 
 
3.3.6.1 NAD(P)H déshydrogénases alternatives (ou de type II) 
 Chez les plantes, les champignons et certains protistes (tels que Trypanosoma brucei), il 
existe des NAD(P)H déshydrogénases de type II, insensibles à la roténone et présentes à la surface de 
la membrane interne mitochondriale. Elles peuvent se retrouver tant sur la face externe (côté espace 
intermembranaire) que sur la face interne (côté matrice). Il s’agit de polypeptides de masse 
moléculaire d’environ 50 – 60 kDa, encodés par le génome nucléaire, et présents sous différentes 
isoformes dans un même organisme. Ces NAD(P)H alternatives transfèrent les électrons du NADH (ou 
NADPH) au pool d’ubiquinone membranaire, mais ne transfèrent pas de proton dans l’espace 
intermembranaire, court-circuitant ainsi le complexe I de la chaîne respiratoire [103, 104].  
 
3.3.6.2 Oxydase(s) alternative(s) ou AOX 
 De même, chez les plantes, les champignons et presque tous les autres eucaryotes (tels que 
Trypanosoma brucei) en dehors des vertébrés [105], il existe une ou plusieurs oxydase(s) 
alternative(s) (ou AOX) insensible(s) au cyanure et dont le rôle principal semble être de protéger les 
cellules contre la formation d’espèces réactives de l’oxygène. En effet, l’AOX transfère les électrons 
de l’ubiquinol directement à l’oxygène moléculaire présent dans la matrice mitochondriale, sans 
participer à la constitution du gradient électrochimique de protons nécessaire à la synthèse d’ATP, 
court-circuitant alors les complexes III et IV [106]. Lorsqu’il se trouve sous forme circulante dans la 
circulation sanguine de l’Homme (par opposition à la forme procyclique présente chez le moustique), 
Trypanosoma brucei ne possède plus de chaîne respiratoire. Son métabolisme mitochondrial repose 
alors sur une glycérol-3-phosphate déshydrogénase qui transfère les électrons du glycérol au pool 
d’ubiquinone et sur son oxydase alternative qui transfère à son tour les électrons du pool 







3.3.6.3 Les protéines découplantes ou UCP 
 Les protéines découplantes, présentes chez tous les eucaryotes excepté les levures, sont des 
protéines ancrées dans la membrane interne des mitochondries et appartenant à la famille des 
transporteurs d’anions. Les UCP dissipent le gradient de protons formé par les complexes I, III et IV 
de la chaîne respiratoire mitochondriale et sont donc en compétition avec la FoF1-ATP synthétase. 
Leur rôle n’a pas encore été clairement défini, mais il semblerait qu’à l’instar des oxydases 
alternatives, leur activité soit nécessaire au maintien de la balance énergétique, protégeant ainsi 
indirectement les cellules contre la formation des espèces réactives de l’oxygène [108]. 
 
 
Figure 14 : Chaîne de transport d’électrons dans la membrane thylakoïdienne des chloroplastes. 
PSII : photosystème II. b6f : complexe cytochrome b6f. PSI : photosystème I. PQ : pool de plastoquinone. 
PC : plastocyanine. FD : Ferrédoxine. FNR : Ferrédoxine-NADP
+
 réductase. Adapté de Allahverdiyeva et al. 
2015 [109]. 
 
3.4 La photosynthèse 
 Au sein de la membrane thylakoïdienne, la chaîne photosynthétique oxyde l’eau et transfère 
les électrons jusqu’au NADP+. La chaîne photosynthétique chloroplastique comprend trois complexes 
multiprotéiques, le photosystème II (ou PSII) associé à des antennes collectrices de lumière appelées 
LHCII, le complexe cytochrome b6f et le photosystème I (ou PSI) associé à des antennes collectrices 
de lumière appelées LCHI, et s’accompagne d’une ATP synthétase chloroplastique. Les électrons sont 
dans un premier temps transférés de l’eau au pool de plastoquinone via le PSII ; il y a alors libération 




ensuite transférés du pool de plastoquinone réduit à la plastocyanine présente sur la face interne de 
la membrane thylakoïdienne (côté lumen) via le complexe cytochrome b6f, ce qui libère un proton 
supplémentaire au sein du lumen et entraîne la prise d’un proton côté stroma. Pour finir, le PSI 
transfère les électrons de la plastocyanine à la ferrédoxine et une ferrédoxine-NADP+ réductase 
réduit le NADP+ en NADPH, ce qui consomme un proton côté stroma. La libération de protons dans le 
lumen au niveau du PSII et du complexe cytochrome b6f et la consommation de protons dans le 
stroma au niveau de la ferrédoxine-NADP+ réductase créent un gradient électrochimique de protons 
qui permet à l’ATP synthétase chloroplastique de synthétiser de l’ATP à partir d’ADP et de phosphate 
inorganique (Pi) (Figure 14).  
 Lorsque la lumière absorbée est trop importante et sature la capacité de la chaîne 
photosynthétique, des mécanismes de protection des centres réactionnels des photosystèmes sont 
mis en place. Tout d’abord, les transitions d’état (soit le transfert des antennes collectrices de 
lumière du PSII au PSI) permettent de protéger le centre réactionnel du PSII [110]. Il peut ensuite y 
avoir dissipation d’énergie principalement au niveau du PSII : il peut s’agir d’émission de fluorescence 
et/ou d’émission de chaleur (ou quenching non-photochimique, NPQ) [111]. Enfin, les électrons 
peuvent également quitter le flux linéaire de la chaîne photosynthétique et rejoindre : (i) le flux 
cyclique d’électrons autour du PSI, (ii) la réaction de Mehler, qui entraîne l’utilisation par le PSI de 
l’O2 comme accepteur final d’électrons, (iii) la chlororespiration, qui fait intervenir des NADPH 
déshydrogénases alternatives et des oxydases alternatives (PTOX) similaires à celles retrouvées dans 
les mitochondries, (iv) la photorespiration qui fait intervenir la Rubisco et son activité oxygénase 
[112-115]. 
 
3.4.1 Le photosystème II 
 Le photosystème II (ou PSII) est un complexe multiprotéique qui se retrouve au sein des 
membranes thylakoïdiennes et qui contient un centre réactionnel où l’énergie lumineuse est 
convertie en potentiel électrochimique et où l’H2O est oxydée. Le PSII est constitué de trois paires de 
protéines homologues : D1 et D2 (ou PsbA et PsbD), qui forment le cœur du centre réactionnel, CP43 
et CP47 (ou PsbC et PsbB), qui lient les chlorophylles, et PsbE et PsbF, qui lient le cytochrome b559. S’y 
trouvent également un ensemble de protéines structurelles (PsbH-Z), dont certaines sont spécifiques 
à certains groupes eucaryotes (par exemple, PsbP et PsbQ ne se retrouvent que chez les plantes et 
les algues vertes, alors que PsbU et PsbV ne se retrouve que chez les algues rouges). Les 
chlorophylles et β-carotènes présents dans les antennes collectrices de lumière (LCHII) absorbent la 
lumière et transfèrent l’excitation au centre réactionnel où a lieu la séparation de charges au niveau 




une phéophytine a, une tyrosine active de la sous-unité D1, deux molécules d’H2O et deux molécules 
de plastoquinone (QA et QB). Il y a alors oxydation de l’eau et réduction des plastoquinones [116]. 
 
3.4.2 Le complexe cytochrome b6f 
 Le complexe cytochrome b6f (ou plastoquinone:plastocyanine oxydoréductase) est un 
complexe multiprotéique qui se retrouve dans les membranes thylakoïdiennes et qui transfère les 
électrons du pool de plastoquinone réduit à la plastocyanine, tout en couplant ce transfert à la 
translocation de protons du stroma au lumen. Il participe également au transfert cyclique d’électrons 
autour du PSI. Il contient huit sous-unités (PetA-D, PetG et PetL-N). Les sous-unités PetA (ou 
cytochrome f), PetB (ou cytochrome b6), PetC (ou Rieske) et PetD lient les groupes prosthétiques : les 
hèmes bp et bn, le cluster Fe-S, l’hème cn (du cytochrome f), une chlorophylle a et un β-carotène. Les 
sous-unités PetG, PetL, PetM et PetN interviennent dans la structure du complexe [117].  
 
3.4.3 Le photosystème I 
 Le photosystème I (ou PSI) possède une structure générale similaire au PSII avec un centre 
réactionnel multiprotéique et des antennes collectrices de lumières (LHCI). Les chlorophylles et β-
carotènes fixés aux LCHI absorbent la lumière et transfèrent l’excitation au centre réactionnel où a 
lieu la séparation de charges au niveau des sous-unités PsaA et PsaB. Ces dernières lient les 
composants intervenant dans le transfert des électrons : la paire de chlorophylles a P700 (ou P700), 
une chlorophylle a (ou A0), une phylloquinone (ou A1) et un cluster 4Fe-4S (ou Fx). Les sous-unités 
PsaC, PsaD et PsaE se trouvent du côté du stroma et lient la ferrédoxine à laquelle les électrons sont 
transférés grâce aux deux clusters 4Fe-4S (ou FA et FB) liés à PsaC. Les sous-unités PsaF et PsaN lient 
la plastocyanine du côté du lumen. Les autres sous-unités (PsaG-M et PsaO) interviennent dans la 
structure du PSI. Ce complexe catalyse l’oxydation de la plastocyanine du côté du lumen et la 
réduction de la ferrédoxine du côté du stroma [118]. Chez de nombreux organismes en dehors des 
Viridiplantae, tels qu’Euglena gracilis, la plastocyanine est remplacée par le cytochrome c6 [119]. 
 
3.4.4 L’ATP synthétase 
 La FoF1-ATP synthétase chloroplastique comprend un ensemble de sous-unités homologue à 
celui retrouvé chez les bactéries avec une partie F1 α3β3γ et une partie Fo c10abb’ (voire c14 chez les 
plantes terrestres), δ et ε participant à la structure, et sans sous-unité additionnelle comme celles qui 
se retrouvent chez son homologue mitochondriale. En revanche, son fonctionnement est identique à 






3.5 Le cycle de Calvin 
 Le cycle de Calvin-Benson a été découvert en 1947 par Calvin et Benson [121]. Il s’agit d’un 
ensemble de réactions enzymatiques permettant la fixation de CO2 dans une molécule organique en 
C3 et consommant le NADPH et l’ATP produits lors de la phase claire de la photosynthèse. La 
première étape est l’incorporation du CO2 dans un composé en C5 (le ribulose bis-phosphate) pour 
donner deux molécules d’un composé en C3 (l’acide phosphoglycérique). Cette réaction est catalysée 
par l’activité carboxylase de la Rubisco (EC 4.1.1.39), l’enzyme clef du cycle de Calvin. L’étape 
suivante est la réduction de l’acide phosphoglycérique en triose-phosphate. Cette étape est catalysée 
par la phosphoglycérokinase (EC 2.7.2.3), puis par la glycéraldéhyde phosphodéshydrogénase (EC 
1.2.1.12), qui utilisent respectivement une molécule d’ATP et une molécule de NADPH+H+ pour 
réduire une molécule d’acide phosphoglycérique. Enfin, la dernière étape permet la régénération du 
ribulose bis-phosphate. Pour cela, trois molécules de CO2 doivent être fixées pour former six trioses-
phosphate et ainsi régénérer trois molécules de ribulose bis-phosphate à partir de cinq d’entre eux. 
Cette régénération est une suite de réactions faisant intervenir des molécules en C7 (sédoheptulose), 
en C6 (fructose) et en C4 (érythrose). Les trois pentoses-phosphates formés sont convertis en 
ribulose bis-phosphate par phosphorylation à partir d’une molécule d’ATP, réaction catalysée par la 
phosphoribulokinase (EC 2.7.1.19) [122] (Figure 15). 
 
 




3.6 Autres voies cataboliques 
 
3.6.1 La glycolyse 
 La glycolyse a été décrite pour la première fois dans les années 1940 suite aux recherches 
d’Embden, Meyerhof et Parnas après les découvertes effectuées sur la fermentation dès les années 
1860 par Pasteur [123]. Il s’agit d’une série de dix réactions enzymatiques qui permettent la 
dégradation du glucose en pyruvate tout en produisant de l’ATP et du pouvoir réducteur (NADH). Elle 
se déroule généralement dans le cytoplasme, mais certains organismes, tels que Trypanosoma 
brucei, possèdent des glycosomes, des organites où se déroule une partie de la glycolyse [124]. 
Chaque produit intermédiaire de la glycolyse peut servir de point d’entrée dans la chaîne de 
réactions. Ainsi d’autres sucres, comme le fructose, peuvent être catabolisés par la glycolyse 
lorsqu’ils sont convertis en l’un de ces produits intermédiaires (ici en fructose-6-phosphate). La 
glycolyse peut être divisée en deux parties : durant la première, de l’ATP est consommé, alors que 
durant la seconde, de l’ATP et du pouvoir réducteur sont produits.  
 La première étape de la glycolyse est la phosphorylation du glucose en glucose-6-phosphate 
catalysée par une hexokinase (EC 2.7.1.1) qui fixe un phosphate sur le glucose en convertissant une 
molécule d’ATP en ADP. La seconde étape est l’isomérisation réversible du glucose-6-phosphate en 
fructose-6-phosphate catalysée par la phosphoglucose isomérase (EC 5.3.1.9). La troisième étape, 
catalysée par la phosphofructokinase (EC 2.7.1.11), permet la phosphorylation du fructose-6-
phosphate en fructose-1,6-bisphosphate via une nouvelle molécule d’ATP convertie en ADP. La 
quatrième étape est le clivage du fructose-1,6-bisphosphate en dihydroxyacétone-phosphate et 
glycéraldéhyde-3-phosphate. Cette étape réversible est catalysée par une aldolase (EC 4.1.2.13). Seul 
le glycéraldéhyde-3-phosphate peut entrer dans la seconde partie de la glycolyse. Lors de la 
cinquième étape, le dihydroxyacétone-phosphate est donc transformé en glycéraldéhyde-3-
phosphate par isomérisation grâce à une triose-phosphate isomérase (EC 5.3.1.1). Les étapes 
suivantes, pouvant être considérées comme la seconde partie de la glycolyse, sont donc réalisées 
deux fois. La sixième étape permet la fixation d’un Pi sur le glycéraldéhyde-3-phosphate, qui devient 
du 1,3-bisphosphoglycérate tout en générant une molécule de NADH. Cette réaction est catalysée 
par la glycéraldéhyde-3-phosphate déshydrogénase (EC 1.2.1.12). Lors de la septième étape, le 
phosphate est transféré à une molécule d’ADP, ce qui permet la formation d’une molécule d’ATP, le 
1,3-bisphosphoglycérate étant transformé en 3-phosphoglycérate par la phosphoglycérate kinase (EC 
2.7.2.3). La phosphoglycérate mutase (EC 5.4.2.11) intervient dans la huitième étape pour transférer 
le phosphate restant du C3 au C2 transformant le 3-phosphoglycérate en 2-phosphoglycérate. Lors 
de la neuvième étape, une molécule d’H2O est retirée du 2-phosphoglycérate par une énolase (EC 




du phosphoénolpyruvate et le fixe à une molécule d’ADP, formant ainsi une nouvelle molécule d’ATP 
et une molécule de pyruvate. Cette dixième et dernière étape est la seule réaction irréversible de la 
seconde partie de la glycolyse. Le bilan final est donc la formation de deux molécules de pyruvate, 
deux ATP et deux NADH pour une molécule de glucose [125] (Figure 16). 
 
 
Figure 16 : Glycolyse et voie des pentoses-phosphates. 6PGDH : 6-Phosphogluconate déshydrogénase. 
6PGL : 6-Phosphogluconolactonase. G6PDH : Glucose 6-phosphate déshydrogénase. RPI : Ribose 5-phosphate 
isomérase. RPE : Ribulose 5-phosphate épimérase. TKL : Transkétolase. TAL : Transaldolase. 
SHI : Sedoheptulose 7-phosphate isomérase. SH17BPase : Sedoheptulose 1,7-bisphosphatase. 
SHPK : Sedoheptulokinase. HK : Hexokinase. GPI : Glucose phosphate isomérase. PFK : Phosphofructokinase. 
FBA : Fructose bisphosphate aldolase. TPI : Triosephosphate isomérase. GAPDH : Glycéraldéhyde 3-phosphate 
déshydrogénase. PK : Pyruvate kinase. Stincone et al. 2014. 
 
3.6.2 La voie des pentoses-phosphates 
 La voie des pentoses-phosphates a été décrite pour la première fois en 1955 par Gunsalus, 
Horecker et Wood [126]. Cette voie est interconnectée avec le cycle de Calvin et la glycolyse. Elle se 
divise en deux parties, une oxydative (qui produit deux molécules de NADPH) et une non-oxydative. 
Seule la partie non-oxydative se retrouve chez tous les organismes (la partie oxydative est bien 
présente chez la majorité des eucaryotes) et semble pouvoir être réalisée sans l’intervention des 
enzymes, ce qui en fait potentiellement l’une des voies métaboliques les plus anciennes [127]. La 




organismes photosynthétiques où une grande partie des réactions prennent place dans le 
chloroplaste (dont l’entièreté de la partie oxydative) [128]. 
 La partie oxydative de la voie des pentoses-phosphates se compose de trois étapes et est le 
point d’entrée du glucose-6-phosphate dans la voie. La première étape de la voie des pentose-
phosphates fait intervenir la glucose-6-phosphate déshydrogénase (EC 1.1.1.49), qui convertit le 
glucose-6-phosphate en 6-phosphogluconolactone tout en produisant une molécule de NADPH. La 
seconde étape est l’hydrolyse du 6-phosphogluconolactone en 6-phosphogluconate, qui est catalysée 
par la 6-phosphogluconolactonase (EC 3.1.1.31). La troisième étape consiste en la décarboxylation du 
6-phosphogluconate en ribulose-5-phosphate, réaction catalysée par la 6-phosphogluconate 
déshydrogénase (EC 1.1.1.44) et générant une nouvelle molécule de NADPH. Le ribulose-5-phosphate 
entre ensuite dans la partie non-oxydative de la voie des pentoses-phosphates. Lors de la quatrième 
étape, le ribulose-5-phosphate est (i) soit transformé en ribose-5-phosphate par une ribose-5-
phosphate isomérase (EC 5.3.1.6), (ii) soit transformé en xylulose-5-phosphate par une ribulose-5-
phosphate épimérase (EC 5.1.3.1). La cinquième étape est le remaniement par une transkétolase (EC 
2.2.1.1) du ribose-5-phosphate et du xylulose-5-phosphate en sedoheptulose-7-phosphate et 
glycéraldéhyde-3-phosphate. Puis, durant la sixième étape, le sedoheptulose-7-phosphate et le 
glycéraldéhyde-3-phosphate sont remaniés par une transaldolase (EC 2.2.1.2) en érythrose-4-
phosphate et fructose-6-phosphate. Pour finir, l’érythrose-4-phosphate et le xylulose-5-phosphate 
sont remaniés par une transkétolase (EC 2.2.1.1) en glycéraldéhyde-3-phosphate et fructose-6-
phosphate. Ainsi, au cours de la voie des pentoses-phosphates, il y a production de deux molécules 
de NADPH et formation d’intermédiaires de la glycolyse [128] (Figure 16). 
 
3.6.3 La β-oxydation 
 La β-oxydation des acides gras a été découverte en 1904 par Knoop [129]. Elle se retrouve 
principalement dans la mitochondrie, mais également au sein du peroxysome, qui gère les acides 
gras qui ne peuvent pas entrer dans la mitochondrie (par exemple, les acides gras à très longue 
chaîne) [130]. Il s’agit d’un cycle de quatre réactions enzymatiques qui clive les acides gras afin de 
leur retirer deux carbones sous forme d’acétyl-coA, qui peut alors être utilisé par le cycle de Krebs. La 
β-oxydation est répétée autant de fois que nécessaire sur les acides gras à longues chaînes, il y a 
alors production de plusieurs acétyl-coA pour un acide gras (le nombre d’acétyl-coA étant fonction 
de la longueur de la chaîne de carbones de l’acide gras). Lors de la dégradation des acides gras, il y a 
également formation de pouvoir réducteur (NADH), qui sera utilisé par la phosphorylation oxydative. 
 Au cours de la première étape de la β-oxydation, un acyl-coA subit tout d’abord une 
déshydrogénation catalysée par une acyl-coA déshydrogénase (EC 1.3.8.7, à longue chaîne : EC 




formation d’une molécule de FADH2. La seconde étape fait intervenir une enoyl-coA hydratase (EC 
4.2.1.17 ou à longue chaîne : EC 4.2.1.74) qui forme un L-3-hydroxyacyl-coA en hydratant le trans-2-
enoyl-coA. La troisième étape est une nouvelle déshydrogénation catalysée cette fois par une 3-
hydroxyacyl-coA déshydrogénase (EC 1.1.1.35 ou à longue chaîne : EC 1.1.1.211) qui transforme le L-
3-hydroxyacyl-coA en 3-ketoacyl-coA, tout en formant une molécule de NADH. Pour finir, lors de la 
quatrième et dernière étape de la β-oxydation, une ketothiolase (ou acétyl-coA acyltransférase, EC 
2.3.1.16) clive un acétyl-coA du 3-ketoacyl-coA tout en le remplaçant par un nouveau coenzyme A. Il 
y a donc libération d’une molécule d’acétyl-coA, un FADH2, un NADH et une molécule (n-2)acyl-coA 











3.6.4 Dégradation des acides aminés 
 Vingt acides aminés se retrouvent universellement au sein des êtres vivants et sont les 
constituants des protéines : Alanine, Arginine, Asparagine, Aspartate, Cystéine, Glutamate, 
Glutamine, Glycine, Histidine, Isoleucine, Leucine, Lysine, Méthionine, Phénylalanine, Proline, Sérine, 
Thréonine, Tryptophane, Tyrosine et Valine. La dégradation des acides aminés peut produire des 
intermédiaires du cycle de Krebs (acétyl-coA, α-ketoglutarate, succinyl-coA, fumarate et 
oxaloacétate) ou des produits pouvant donner de l’acétyl-coA (pyruvate et acétoacétyl-coA) [131] 
(Figure 17). 
 Les acides aminés peuvent subir deux modifications : la transamination, transfert du groupe 
aminé de l’acide aminé à un α-ketoacide, ou la désamination, retrait du groupe aminé. Un exemple 
de transamination est celle de l’alanine avec l’α-ketoglutarate catalysée par l’alanine transaminase 
(EC 2.6.1.12 ou EC 2.6.1.2) qui forme un pyruvate et un glutamate. La désamination survient entre 
autres pour le glutarate, ce qui forme à nouveau de l’α-ketoglutarate. Cette réaction est catalysée 
par la glutarate déshydrogénase (EC 1.4.1.2, EC 1.4.1.3 ou EC 1.4.1.4). Enfin, parmi les réactions les 
plus courantes, il existe également des interconversions entre acides aminés. Par exemple, deux 
glycines peuvent être converties en sérine (et inversement) grâce à la sérine 
hydroxyméthyltransférase (EC 2.1.2.1) et au complexe « glycine cleavage system » (contenant la 
glycine déshydrogénase ou protéine P : EC 1.4.4.2, l’aminométhyltransférase ou protéine T : EC 




















4. Euglena gracilis 
 
4.1 Généralités 
 Les espèces d’Euglena ont été les premiers protistes observés par microscopie optique en 
1674 par Van Leeuwenhoek qu’il décrit à l’époque comme des « animalcules » [132]. Faire une 
classification taxonomique des euglénidés a longtemps été très compliqué, puisque certaines 
espèces possèdent toutes les caractéristiques morphologiques du groupe mais ne présentent pas de 
chloroplaste. Ce n’est qu’en 1994 que Gockel confirme l’appartenance du genre Astasia aux 
euglénidés et que les espèces concernées sont renommées (ex. Euglena longa) [133]. A présent, nous 
savons qu’Euglena gracilis est une algue secondaire verte unicellulaire ayant acquis son chloroplaste 
par endosymbiose secondaire entre son ancêtre Euglenozoa phagotrophe et une algue verte 
primaire de type prasinophyte [54]. Elle appartient au groupe des Euglenozoa que l’on retrouve au 
sein du super-groupe des Excavata et est une « proche » parente des kinétoplastidés, qui sont pour 
l’essentiel parasitaires [4, 5]. 
 Euglena gracilis est une algue d’eau douce qui se retrouve souvent dans les eaux saumâtres. 
Elle mesure environ 50 µm de long pour 10 µm de large (bien que la taille puisse varier d’une souche 
à l’autre) et possède deux flagelles dont l’un, très court, ne sort pas de la poche flagellaire. Elle 
dispose des organites classiques des eucaryotes photosynthétiques : un noyau, des mitochondries, 
des chloroplastes, des structures de Golgi, un reticulum endoplasmique, des vacuoles et 
péroxysomes. Les chloroplastes contiennent des pyrénoïdes nécessaires à la synthèse du paramylon, 
un β-1,3-glucane qu’elle stocke (au lieu de l’amidon = α-1,4- + α1,6-glucane). Elle présente de plus un 
stigma ou « eyespot » photosensible à la base de sa poche flagellaire, qui lui sert à s’orienter par 
phototaxie [134]. C’est un organisme à la fois photosynthétique mixotrophe, anaérobie facultatif, qui 
peut utiliser un grand nombre de sources de carbone organique telles que l’éthanol, l’acétate, l’acide 
succinique, le lactate, le glucose, etc. L’apport des vitamines B1 et B12 est nécessaire à sa croissance 
et elle requiert également l’ajout d’éléments minéraux à de faibles concentrations [135-142]. 
Cependant, une concentration trop élevée en carbone entraîne la diminution, voire la répression, de 
la synthèse des chlorophylles, ce qui entraîne une diminution de la photosynthèse, et ce de façon 
transitoire [143-145]. 
 Euglena gracilis présente une morphologie variable suivant un cycle circadien, passant d’une 
forme ovoïde à une forme allongée. Lorsque l’algue est synchronisée sur un cycle « jour/nuit », sa 
morphologie est directement corrélée à sa capacité photosynthétique, la forme ovoïde présentant la 
capacité photosynthétique la plus basse, là où la forme allongée présente la capacité 
photosynthétique la plus élevée, celle-ci survenant en milieu de jour. La production d’énergie par la 




morphologique. De plus, les cellules se déplacent de manière caractéristique grâce à leur capacité à 
s’étirer et à se mettre en boule successivement, ainsi qu’au mouvement répétitif et complexe de leur 
long flagelle initiant une trajectoire légèrement hélicoïdale. Cette façon de se déplacer est appelée 
« mouvement euglénoïde » et est indépendante du changement morphologique [146]. Ce 
mouvement, ainsi que le système d’alimentation rudimentaire toujours présent chez Euglena 
gracilis, sont des vestiges du mode de vie phagotrophique de son ancêtre [147]. 
 
 
Figure 18 : Aperçu des particularités du métabolisme du carbone au sein des mitochondries d’Euglena 







4.2 Particularités du métabolisme énergétique 
 
4.2.1 La chaîne respiratoire mitochondriale d’Euglena gracilis 
 Euglena gracilis possède les complexes typiques de la chaîne respiratoire mitochondriale, 
disposant de trois sites de translocation de protons de la matrice mitochondriale à l’espace 
intermembranaire (complexes I, III et IV), avec cependant un complexe III particulier puisqu’il est 
résistant au myxothiazol [148]. Elle présente aussi une oxydase alternative (AOX) très active à pH 6,5 
et à des températures inférieures à 20°C [149], ainsi qu’une activité cytochrome c oxydase 
partiellement insensible au cyanure en présence de L-lactate [148]. Euglena gracilis semble disposer 
d’autres voies alternatives très particulières, dont une voie présentant une activité similaire à celle 
du complexe III (y compris le transport de protons), mais insensible à l’antimycine A. Cette voie 
alternative (appelée bc1 bypass) contourne la voie des cytochromes bc1 (ou complexe III), mais ne 
transporte qu’une fraction mineure d’électrons en absence d’antimycine A [150], alors qu’elle 
devient la voie préférentielle après une longue exposition à l’antimycine (environ 20 h) et est 
sensible à un autre inhibiteur classique du complexe III, le myxothiazol [140, 148]. De même, en 
conditions anaérobies, Euglena gracilis utilise préférentiellement le D-lactate comme donneur 
d’électrons et le fumarate comme accepteur. Elle dispose alors de déshydrogénases alternatives 
indépendante du NADH (ou D-iLDH) qui transmettent les électrons du D-lactate à un pool de 
rhodoquinone, et d’une fumarate réductase qui transfère les électrons du pool de rhodoquinone 
réduit au fumarate [8, 151]. Pour finir, son complexe IV presente une composition en sous-unités 
tout à fait particulière [152]. 
 
4.2.2 Autres voies métaboliques 
 L’isocitrate lyase et la malate synthase, les deux enzymes impliquées dans le cycle du 
glyoxylate, sont classiquement utilisées comme des marqueurs du glyoxysome, un organite que l’on 
retrouve chez les plantes et certains champignons et où se déroule notamment le cycle du 
glyoxylate. Chez Euglena gracilis, le cycle du glyoxylate est localisé au sein de la mitochondrie [153, 
154] et l’isocitrate lyase et la malade synthase ne forme qu’une seule enzyme bifonctionnelle, 
appelée EgGCE (pour Euglena gracilis Glyoxylate Cycle Enzyme), qui possède deux domaines 
distincts, un en N-terminal pour l’activité malate synthase et un en C-terminal pour l’activité 
isocitrate lyase [153, 155]. Une enzyme bifonctionnelle pour le cycle du glyoxylate est également 
retrouvée chez Caenorhabditis elegans (Opisthokonta), chez qui l’activité isocitrate lyase se trouve en 
N-terminal, révélant une acquisition indépendante de l’enzyme bifonctionnelle par évolution 




 De la même façon, Euglena gracilis ne semble pas présenter le complexe α-ketoglutarate 
déshydrogénase intervenant dans le cycle de Krebs, mais une α-ketoglutarate décarboxylase (EC 
4.1.1.71), qui transforme l’α-ketoglutarate en succinate semialdéhyde tout en libérant une molécule 
de CO2, et dont l’activité est couplée à une succinate semialdéhyde déshydrogénase (EC 1.2.1.16) 
[157, 158]. Cette enzyme se retrouve également chez certaines α-protéobactéries, telles que 
Bradyrhizobium japonicum [159]. 
 Contrairement à ce qui a été décrit [142, 160-162], Euglena gracilis dispose bien d’un 
complexe pyruvate déshydrogénase (E1 : pyruvate déshydrogénase, E2 : dihydrolipoyl transacétylase 
et E3 : dihydrolipoyl déshydrogenase), fonctionnel en conditions aérobies, et dont l’expression est 
inhibée en conditions anaérobies [8, 163]. Elle dispose cependant bien d’une pyruvate:NADP+ 
oxidoréductase (PNO) sensible à l’O2 et proche de la pyruvate:ferrédoxine oxidoréductase, 
habituellement présente chez les organismes dépourvus de mitochondries, qui remplace l’activité 
pyruvate décarboxylase du complexe pyruvate déshydrogénase en conditions anaérobies [8, 163]. 
Cette enzyme, issue de la fusion entre la pyruvate:ferrédoxine oxidoréductase et un domaine NADP+ 
réductase, se retrouve également chez Blastocystis hominis (Straménopiles, SAR) ou encore 
Cryptosporidium parvum (Alveolata, SAR), où elle est apparue indépendamment de chez Euglena 






But du travail 
 
 Au vue de l’origine chimérique d’Euglena gracilis, la question principale qui a amené à la 
réalisation de cette thèse est : de quelle(s) façon(s) l’intégration du chloroplaste suite à 
l’endosymbiose secondaire a-t-elle influé sur le métabolisme énergétique d’Euglena gracilis ? Au 
cours de cette thèse, nous nous sommes donc intéressés au métabolisme énergétique d’Euglena 
gracilis et plus particulièrement à sa chaîne respiratoire mitochondriale.  
 Dans un premier temps, nous avons étudié l’influence des conditions de culture sur le 
métabolisme énergétique d’Euglena gracilis en nous focalisant sur la respiration et la photosynthèse. 
Pour cela, nous avons utilisé des approches biochimiques en cultivant Euglena gracilis sous 
différentes conditions faisant varier l’intensité lumineuse, la source de carbone et sa concentration. 
Puis, nous avons analysé le taux de croissance et la durée de la phase exponentielle, la composition 
pigmentaire, les capacités respiratoire et photosynthétique et l’abondance des complexes 
membranaires (Chapitre 1). 
 Ensuite, par des analyses protéomiques et bioinformatiques, nous avons mis en évidence la 
composition atypique en sous-unités des complexes de la chaîne respiratoire d’Euglena gracilis. Pour 
cela, nous avons séparé les complexes sous forme native, mais également sous forme dénaturée, afin 
d’isoler les sous-unités qui les composent. Les complexes entiers et les spots protéiques 
correspondant aux sous-unités ont été analysés par spectrométrie de masse, puis identifiés à l’aide 
des banques publiques d’EST et des données génomiques préliminaires de nos collaborateurs 
britanniques (Prof. Mark C. Field, University of Dundee). Dans le même temps, les sous-unités 
décrites classiquement chez les eucaryotes et celles décrites comme spécifiques aux kinétoplastidés 
ont été recherchées chez Euglena gracilis à l’aide de logiciels tels que OrthoMCL et HaMStR 
(Chapitre 2). 
 Pour finir, l’ensemble du métabolisme énergétique d’Euglena gracilis a été investigué au sein 
de différentes conditions de culture sélectionnées sur base des analyses effectuées dans le chapitre 
1. Dans cette partie, nous nous sommes intéressés à l’influence des conditions de culture sur 
l’abondance relative des protéines impliquées dans le métabolisme énergétique d’Euglena gracilis. A 
cette fin, nous avons utilisé une approche protéomique comparative (iTRAQ) sur les fractions soluble, 
membranaire et mitochondriale des cultures d’Euglena gracilis. En parallèle, l’approche 
transcriptomique nous a permis, en sus d’acquérir de nouvelles données transcriptomiques 
relativement plus complètes que les données publiques, d’obtenir une quantification relative des 
ARN totaux d’Euglena gracilis dans différentes conditions en séquençant chacun des extraits 
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 Abondamment étudiée chez les kinétoplastidés parasitaires (trypanosomes), où elle peut 
être une cible pour des traitements thérapeutiques, leur mitochondrie présente quelques 
particularités. Tout d’abord, au cours de leur cycle de vie complexe, ces parasites présentent deux 
types de chaînes de transport d’électrons. Dans la forme procyclique (dans l’insecte), la chaîne de 
transport d’électrons respiratoire est constituée de l’ensemble classique de complexes I à IV. Ceux-ci 
transportent les électrons de donneurs réduits à l’O2 tout en permettant la translocation de protons 
de la matrice vers l’espace intermembranaire, ce qui génère le gradient électrochimique nécessaire 
au fonctionnement de l’ATP synthétase. Dans la forme circulante (dans la circulation sanguine de 
l’Homme), la chaîne de transport d’électrons n’est pas couplée à une translocation de protons et 
comporte uniquement une glycérol-3-phosphate déshydrogénase et une AOX, qui transfèrent les 
électrons du glycérol-3-phosphate à l’O2. Ensuite, il s’avère que, dans la forme procyclique, les 
kinétoplastidés disposent, pour chacun des complexes de la chaîne respiratoire mitochondriale, d’un 
ensemble de sous-unités additionnelles apparemment spécifiques puisqu’elles ne semblent avoir 
aucun homologue parmi les autres groupes eucaryotes. 
 Dans ce chapitre, dont les résultats ont déjà fait l’objet d’une publication, nos analyses 
protéomiques et bioinformatiques de la composition en sous-unités des complexes mitochondriaux 
chez Euglena gracilis mettent en évidence un total de 89 sous-unités additionnelles parmi lesquelles  
48 sous-unités eucaryotes classiques (parmi les 96 communes aux plantes, aux champignons et aux 
mammifères) et 41 sous-unités additionnelles communes aux Euglenozoa (parmi les 81 initialement 
décrites comme spécifiques aux kinétoplastidés). Ainsi, nous démontrons que la moitié des sous-
unités décrites comme spécifiques aux kinétoplastidés sont au moins communes à l’ensemble des 
Euglenozoa et ne peuvent donc être associées au mode de vie parasitaire des kinétoplastidés. En 
revanche, la présence d’une partie de ces sous-unités pourrait expliquer les particularités de la 




 Dans ce travail, les analyses en spectrométrie de masse ont été réalisées par Hervé Degand 
et Pierre Morsomme (Université Catholique de Louvain), les mesures d’activité ATPase par Alexa 
Villavicencio-Queijeiro (Universidad Nacional Autónoma de México), les mesures d’inhibition de la 
respiration par Marie Lapaille (ULg) et la séparation des sous-unités des complexes sur gel SDS-PAGE 




























Erratum : La glycérol-3-phosphate déshydrogénase n’a pas été retrouvée dans nos analyses 













































-1.10-6 cells) Light 
    DK LL ML 
  none n.d. 0.1 ± 0.03 0.1 ± 0.03 
  Ac17 0.55 ± 0.31 0.48 ± 0.23 0.36 ± 0.15 
Carbon source Ac60 1.3 ± 0.3 1.2 ± 0.2 n.d. 
  Et20 0.44 ± 0.25 0.43 ± 0.16 0.72 ± 0.25 
  Et200 1.1 ± 0.54 0.63 ± 0.2 1.4 ± 0.28 
 
Supplemental table 2 : Dark O2 consumption by Euglena gracilis. Measurements were reproduced from 2 to 
20 times. Ac17:,acetate 17 mM; Ac60, acetate 60 mM ;  Et20, ethanol 20 mM ;  Et200, ethanol 200 mM ; DK, 







Supplemental Figure 3 : Sensitivity of oxygen consumption in the dark to classical potent inhibitors of 
mitochondrial respiration. Measurements were performed in the presence of salicylhydroxamic acid or SHAM 
(A), potassium cyanide (B), oligomycin (C), rotenone (D), myxothiazol (E) or antimycin A (F). All measurements 
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